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Introduction
L ’étude des interactions entre nématodes endoparasites migrateurs et champignons 
mycorhiziens à vésicules et arbuscules (MVA) a donné de nombreux résultats, et un certain 
nombre d’hypothèses sur leurs mécanismes ont été proposées. Dans le processus 
d’interaction, trois stades peuvent être distingués. Le premier a lieu à l’extérieur de la racine 
(attraction/répulsion, reconnaissance). Le second à l’interface de la racine (pénétration). Le 
troisième dans la racine (reproduction, compétition). Les études relevées dans la littérature 
n’analysent que le bilan final des populations de nématodes. Il n ’est donc pas possible de 
savoir s’il existe une ou plusieurs étapes clefs dans les interactions entre champignon MVA et 
nématodes endoparasites migrateurs.
Le but de cette étude est d’étudier la population de nématodes ayant pénétré les racines 
et de connaître ainsi l’effet conjugué des deux premiers stades d ’interaction. Ceci permettra 
de voir si des phénomènes significatifs interviennent précocement.
Pour pouvoir observer avec précision ces stades précoces, nous avons mis au point une 
procédure expérimentale permettant de visualiser les nématodes dans les racines et la 
colonisation mycorhizienne.
Cette procédure expérimentale est basée sur un système “miniaturisé”. En effet, les 
observations étant réalisées in situ, nous devions disposer d’un minimum de matériel à 
explorer. Ainsi, les racines devaient être peu développées.
A cette contrainte d’observation s’affronte la nécessité d’avoir des racines possédant un 
taux de colonisation mycorhizienne important. Or pour cela, il faut un temps assez conséquent 
(plusieurs mois). Ce qui signifie que nous aurions des racines très développées. Nous avons 
donc dû faire un compromis entre ces deux contraintes pour la réalisation de cette procédure.
Dans ce mémoire, nous analyserons les résultats obtenus et évaluerons cette nouvelle 
procédure.
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Tableau 1. Classification de la section Eumusa
Parents Génomes Groupes Sous-Groupe Variétés
AA Figue sucré
mpoiQu
AB Ney povan
Musa acuminata 
Colla AA
Gros Michel Gros michel
Giant Cavendish
AAA Cavendish
Giant Nain 
Lacatan
Triploloïde Poyo
Ibota Yangambi
Musa balbisiana 
Colla BB AAB
Plantain
French plantain 
Hauban plantain
ABB Bluggoe
Tétraploïde ABBB Klue Teparod
Bibliographie
I- Le Bananier
Le bananier (Musa spp.) est une monocotylédone herbacée de grande taille appartenant 
à la famille Musaceae (Cheesman, 1948 ; Champion, 1963 ; Simmonds, 1966 ; Stover & 
Simmonds, 1987). Cette famille est composée de deux genres, Ensete et Musa, le second étant 
divisé en quatre sections : Australimusa, Callimusa, Rhodochamys et Eumusa (Cheesman, 
1948 ; Simmonds & Shepherd, 1955). Dans la dernière section se trouvent les espèces 
diploïdes séminifèresM acuminata Colla (AA) et M. balbisiana Colla (BB), lesquelles sont à 
l’origine des variétés comestibles (Champion, 1963 ; Horry, 1989) produisant des fruits 
(parthénocarpiques) consommés aujourd’hui dans le monde entier. La classification des 
Musaceae a été source de nombreuses interrogations du fait de la grande diversité génétique 
naturelle et induite par l’homme (Simmonds & Sheperd, 1955 ; Champion, 1963 ; Stover & 
Simmonds, 1987). Le système de classification actuellement utilisé est basé sur la 
contribution des deux espèces parentes, M. acuminata et M. balbisiana (Simmonds & 
Sheperd, 1955) et le nombre de chromosomes (Stover & Simmonds, 1987). Ainsi, les 
bananiers peuvent être diploïdes, triploïdes ou tétraploïdes. Le tableau 1 présente la 
classification de la section Eumusa.
1-1. Anatomie et biologie du bananier
Le bananier est une plante pérenne herbacée de grande taille pouvant atteindre les 2 à 8 
mètres de haut.
Un bananier à l’âge adulte consiste en : (i) un corme avec des racines et des rejets, (ii) 
un pseudo-tronc avec des feuilles et (iii) un régime avec des fruits.
Le corme est la parie souterraine de la plante et est la tige vraie. Le corme émet de 
nombreuse racines cylindriques et des ramifications latérales appelées rejets. Ces rejets 
assurent la pérennité de la plante par voie végétative (Champion, 1963).
La distribution spatiale de l’appareil racinaire du bananier est relativement superficielle 
(jusqu’à 50cm de profondeur). Le diamètre des racines varie de 5 à 10mm (Lassoudière, 
1978) et leur longueur peut atteindre 10m.
Les feuilles présentent une partie basale bien développée appelée gaine foliaire. 
L’ensemble des gaines foliaires, imbriquées les unes aux autres, forme le pseudo-tronc 
(Lassoudière, 1978).
L’inflorescence apparaît au milieu du bouquet foliaire. La hampe florale se courbe 
ensuite vers le sol, les bractées s’ouvrent, tombent ensuite et découvrent alors les fleurs 
femelles groupées en mains. Les fruits (appelés également doigts) se forment à partir des 
ovaires non fécondés (parthénocarpie). L’ensemble des mains forme le régime. La récolte des 
régimes encore verts marque le terme de l’existence du bananier. C’est un rejet qui croît alors 
à son tour pour assurer un nouveau cycle de production.
1-2. Importance économique et sociale
L’importance économique et sociale de cette culture est très grande. En effet, la 
production de bananes est la plus importante au monde après celle du riz, du blé et du maïs 
(CGIAR, 1992, 1993). L’aire de production (10 millions d’hectares dans 120 pays) s’étend 
principalement sur toute la zone tropicale (CGIAR, 1992, 1993 ; Jones, 2000).
Sur les 88 millions de tonnes produits chaque année dans le monde, la part de la 
production destinée à l’exportation ne représente que 10% et se concentre pour 64% en
Amérique Centrale et Latine (Lescot, 1999). Cette production est industrielle et fournit 
uniquement des bananes sucrées, consommées crues, appartenant essentiellement au sous- 
groupe Cavendish (Lescot, 1999). Elle est menée de façon intensive ou semi-inrensive dans 
des plantations de tailles importantes où la monoculture de type agro-industriel fait appel à de 
nombreux intrants pesticides Les 90% restants concernent des structures de type traditionnel. 
Pratiquée par de petits producteurs ou à l’échelle familiale, cette production, destinée à une 
consommation locale, est réalisée sur de petites parcelles, souvent en cultures associées. Cette 
production, consommée cuite ou sous forme de boissons alcoolisées, constitue une base 
alimentaire de première importance atteignant dans certaines zones (Iles de Nouvelle-Guinée, 
régions des Grands Lacs dans l’est de l’Afrique) une consommation de 200-250 kg. an'1. 
habitant"1 (FAO, 1993 ; Jones, 2000). Celle-ci peut même devancer dans certains cas le riz 
(FAO, 1993).
1-3. Pathologie du bananier
Comme tout agroécosystème, la culture du bananier est soumise de nombreux facteurs 
tant abiotiques que biotiques (Baker et al. 1997, Jones, 2000). Ainsi, le vent et le froid 
peuvent être dévastateurs (Jones, 2000). Les forts besoins des bananiers en azote, potassium et 
bore peuvent entraîner des carences nutritionnelles entraînant des diminutions de production 
parfois importante (Jones, 2000). Mais le risque principal provient des maladies et des 
ravageurs. En effet, les bananiers sont touchés aussi bien par des champignons 
(Mycosphaerella fijiensis, M. musicola, Fusarium oxysporum f. sp. cúbense), des virus (dont 
le Banana Bunchy Top Virus), des bactéries (dont Ralstonia solanacearum), des insectes tels 
que le charançon du bananier (Cosmopolites sordidus) et par de nombreuses espèces de 
nématodes phytoparasites (Ambrose, 1984 ; Jones, 2000).
II- Les nématodes 
n-1. Importance des nématodes pour l’agriculture mondiale et pour la culture des 
bananiers
Il est estimé que 5 à 12% de la production agricole annuelle de nourriture et de fibre est 
perdue à cause des nématodes phytoparasites dans le monde (Baker et al., 1997) ce qui 
représente une perte annuelle moyenne de 100 milliards de US$ (Oka et al., 2000). Les 
nématodes représentent ainsi un très sérieux danger, mais si Meloidogyne spp., Heterodera 
spp. et Globodera spp. sont les plus importants pour l’agriculture mondiale (Oka et al., 2000), 
les principaux pour les bananiers sont : Radopholus similis (Adiko, 1988 ; Gowen & 
Quénéhervé, 1990 ; Bridge et al., 1995 ; Sarah et al., 1996 ; Davide, 1996 ; Sarah, 1989) 
Pratylenchus coffeae (Bridge et a i ,  1997), P. goodeyi (Gowen & Quénéhervé, 1990 ; Price & 
Bridge, 1995) et Helicotylenchus multicintus (Gowen & Quénéhervé, 1990 ; Gowen, 2000 ). 
Plusieurs espèces de Meloidogyne peuvent également devenir une importante limitation, mais 
cela seulement dans des productions situées dans des conditions subtropicales sèches (Gowen 
& Quénéhervé, 1990, Jaizme-Vega et al., 1997). Les dommages racinaires, occasionnés par 
les nématodes et les agents pathogènes secondaires accompagnant ces nématodes, constituent 
la plus importante source de baisse de production (Sarah, 1989; Gowen et Quénéhervé, 
1990).
Figure 1. Morphologie générale des nématodes phytoparasites. (A) mâle, (B) femelle, (C) queue du 
mâle, (D) queue de la femelle, (E) tête. D ’après Wallace, 1963.
nerve ring
Ainsi, Jones & Milne (1982) et Sarah (1989) ont observé des pertes de rendement de 
75% en Afrique du Sud et en Côte d’ivoire, dans des plantations commerciales. Dans les 
structures de production locales, les pertes sont plus difficiles à estimer (Sarah, 1999). 
Néanmoins, au Cameroun Melin et al. (1976) les ont estimées inférieures à 20%, Caveness & 
Badra (1980) à 50% au Nigeria et Gowen & Quénéhervé (1990) à 75% à Puerto Rico et 60% 
à la Jamaïque.
II-2. Caractéristiques générales des nématodes phytoparasites
La morphologie générale des nématodes phytoparasites est présentée sur la figure 1. Ce 
sont des vers en fuseau allongé dont la longueur varie de 0.3mm à 5mm (Taylor, 1968). Ils 
vivent pour la majorité dans le sol où ils attaquent les racines des plantes (Wallace, 1963).
Les nématodes phytoparasites peuvent être distingués suivant leur mode de parasitisme 
et leur mobilité (Stirling, 1991). Ainsi, on trouve des nématodes sédentaires endoparasites 
(dont Meloidogyne), des sédentaires semi-endoparasites (dont Tylenchulus et Rotylenchulus), 
des migrateurs endoparasites (dont Radopholus et Pratylenchus) des ectoparasites et des 
certaines espèces de nématodes parasitant les parties aériennes des plantes (Wallace, 1963 ; 
Stirling, 1991).
Le cycle de vie des nématodes phytoparasites est en général très simple. Il comprend, 
dans le cas général, cinq stades dont les quatre premiers (stades juvéniles) se terminent par 
une mue (Taylor, 1968). Sa durée est variable et dépend de nombreux facteurs dont la 
température (Taylor, 1968). La reproduction est principalement sexuée mais peut être 
partiellement parthénogénétique, voire exclusivement selon les espèces (Wallace, 1963).
11-3. Symptomatologie des infestations de nématodes sur bananiers
Les dommages occasionnés, par les nématodes phytoparasites attaquant les bananiers, 
se traduisent par la destruction des racines. Celle-ci réduit la nutrition minérale et hydrique 
(Gowen & Quénéhervé, 1990). De cela résulte une réduction de la croissance et du 
développement de la plante qui a pour conséquence la baisse du poids des régimes et un 
allongement de la période entre deux récoltes successives (Gowen, 1975 ; Gowen & 
Quénéhervé, 1990 ; Stanton, 1994). En outre, la fragilisation du système racinaire entraîne 
une réduction de l’ancrage des bananiers dans le sol, ceci pouvant provoquer le déracinement 
des bananiers (toppling disease), et ce particulièrement lors de vents violents (Gowen, 1995). 
En outre, les infestations de nématodes et en particulier de nématodes endoparasites 
migrateurs tels que R. similis sont accompagnées de parasites (ou pathogènes) secondaires. Ils 
sont constitués de champignons et de bactéries (Laville, 1964 ; Pinochet & Stover, 1980 ; 
Blake, 1963 ; Stover, 1966 ; Loridat & Ganry, 1991). L’infestation secondaire provoque des 
nécroses pouvant s’étendre jusqu’au cylindre central (Blake, 1963 ; Laville, 1964 ; Stover, 
1966 ; Pinochet & Stover, 1980), et amplifie, par voie de fait, les dommages produits par les 
nématodes. Les dommages se limitent pour les nématodes au parenchyme cortical (Blake, 
1961, 1966).
III- Radopholus similis (ou burrowing nematode)
Radopholus similis est un parasite primaire qui a été observé pour la première fois sur 
racines de bananier à fruits sucrés provenant des Iles Fidji (Cobb, 1893), mais il est possible 
que le genre soit originaire d’Australie ou de Nouvelle Zélande (Sher, 1968 ; Luc, 1987, 
Bridge et al., 1997).
11 est considéré comme étant le nématode le plus dévastateur et le plus répandu des
bananiers (Adiko, 1988 ; Sarah, 1989 ; Gowen & Quénéhervé, 1990 ; Bridge et al., 1995). Les 
dommages qu’il occasionne concernent surtout les plantations de type industriel (Sarah et a l ,  
1996), mais il attaque également une large gamme de Musaceae (Taylor & Loegering, 1953 ; 
Luc & Vilardebo, 1961 ; Wehunt et al., 1978 ; Davide & Marasigan, 1985). Il est 
actuellement présent dans toutes les régions productrices de bananes (Gowen & Quénéhervé, 
1990), à l’exception des latitudes extrêmes (Roman, 1986) dont la province du Cap (Sarah,
1989) et dans les zones d ’altitude de l’Afrique de l ’Est (Bridge, 1988). Cette répartition 
cosmopolite est due principalement au transfert de matériel végétal infesté (Gowen & 
Quénéhervé, 1990 ; Sarah et al., 1996).
III-l. Caractéristiques générales
Radopholus similis est un endoparasite migrateur qui exhibe un dimorphisme sexuel très 
marqué (Orton Williams & Siddiqi, 1973 ; Sher, 1968 ; Ayoud, 1980 ; De Waele et al., 1994) 
se caractérisant surtout par un stylet atrophié chez le mâle (Ayoud, 1968). Cet aspect 
anatomique du mâle laisse supposer que seules les femelles et les juvéniles possède une 
capacité parasitaire (Sarah et al., 1996). Ainsi, il est généralement admis que seules les 
femelles et les juvéniles peuvent pénétrer les racines de bananiers (Gowen & Quénéhervé,
1990). Il s’agit d’un endoparasite qui réalise ainsi l ’ensemble de son cycle biologique en 20- 
25 jours à l’intérieur des racines (Sarah et al., 1996). Il est également qualifié de “migrateur” 
car il conserve sa mobilité après avoir pénétré à l’intérieur des racines et peut les quitter en 
cas de conditions adverses ou pour trouver une nouvelle source de nourriture (Valette, 1997).
III-2. Infestation et symptomatologie
Des observations ont montrées que R. similis pénètre préférentiellement les racines au 
niveau des apex racinaires (Blake, 1961, 1966 ; Valette, 1996). Néanmoins, il peut envahir 
toute la longueur des racines ainsi que le corme dans ses parties corticales (Loos & Loos, 
1960). Après avoir pénétré dans les racines, R. similis progresse dans le parenchyme cortical 
de manière inter- et intracellulaire (Valette, 1996) en se nourrissant du contenu des cellules 
qu’il rencontre (Gowen & Quénéhervé, 1990). Lors de ces déplacements, la destruction des 
parois cellulaires et de la lamelle moyenne entraîne la formation de larges tunnels (ou cavités) 
qui deviennent coalescents (Blake, 1961, 1966 ; Valette, 1996 ; Speijer & DeWaele, 1997). 
Des lésions sont alors visibles du fait des nécroses se développant autour du parcours des 
nématodes (Blake, 1966 ; Speijer & De Waele, 1997). Ces lésions sont d’autant plus 
marquées que la répartition des nématodes sur les racines se présente sous la forme de foyers 
infectieux (Valette, 1996).
Les symptômes d’une infection par R. similis sont de différents types et varient en 
fonction de différents facteurs interagissant entre-eux. Ceux-ci sont le pouvoir pathogène 
spécifique des populations de nématodes, le cultivar (somaclone) ou encore, les agents 
pathogènes secondaires et le pédo-climat (Sarah, 1999). En effet, des études ont montré que 
des populations de R. similis de différentes régions du monde possèdent une très grande 
variabilité de pathogénicité spécifique (Pinochet, 1979 ; Fallas et al., 1995 ; Hahn et al., 
1996). Le terme de pathogénicité spécifique est utilisé ici pour décrire la capacité d’une 
population à causer des dommages à un hôte (Shaner et al., 1992). Cette capacité est définie 
par comme étant la résultante de deux paramètres indépendants : l’aggresivité (taux de 
reproduction) et la virulence (capacité à induire des dommages sur un hôte). D ’après les 
résultats obtenus par Fallas & Sarah (1995) et Fallas et al. (1995) cette pathogénécité 
spécifique semble fortement liée au taux de reproduction.
Le cultivar (somaclone) a également une très large importance. En effet, la réponse de 
différents cultivars a une même population de Radopholus similis peuvent être très différentes
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et peuvent même révéler des résistances (Wehunt et al., 1978 ; Sarah et al., 1992 ; Price, 
1994, Stoffelen, 2000).
IV- Moyens de lutte (éradications, tolérances ou résistances recherchées)
En raison de leur extrême résistance, de leur grande variabilité physiologique et de leur 
vie souterraine, il est très difficile de combattre les nématodes phytoparasites (Cayrol et al., 
1992) . Afin de réduire ou d’éliminer les nématodes, et en autre R. similis, différents moyens 
de luttes ont été envisagés.
IV-1. La lutte chimique
La lutte chimique qui repose sur l’utilisation de produits nématicides est la plus 
employée (Gowen & Quénéhervé, 1990 ; Sarah, 2000), car elle est efficace et facile à mettre 
en place (Sarah, 1995). Elle consiste, avant la plantation, à assainir le sol grâce à des 
fumigants et à assainir le matériel végétal en l’induisant d’une boue nématicide (pralinage) 
(Vilardebo & Robin, 1969). En cours de culture des nématicides sont employés à dates 
régulière deux à trois fois par an (Quénéhervé et al., 1991). Ils appartiennent aux familles des 
carbamates et des organophosphorés et leur application peut atteindre 1 0 - 1 5  kg.ha''.an’1 
(Sarah, pers. comm). Leur utilisation est très aisée et permet de maintenir les populations de 
nématodes à un niveau bas.
Pourtant, la pollution, le coût et la toxicité de ces produits contraignent leur utilisation. 
Le dibromochloropropane, le dibromide d’éthylène, et bientôt le bromide de méthyle du fait 
de leurs effets délétères possibles sur l’homme et l’environnement sont remplacés 
progressivement (Anon., 1997) ou déconseillés (Sarah, 2000). En effet, ayant des spectres 
d’action larges, ils perturbent les équilibres écologiques des milieux traités et leur 
accumulation dans les sols, les nappes phréatiques et les tissus végétaux représente un danger 
pour la santé animale et humaine (Cayrol et al., 1992). De nouveaux produits sont entrés sur 
le marché, mais les mêmes questions sur leur toxicité sont soulevées. D ’ailleurs, des études 
récentes montrent le bien fondé des craintes que l’on peut formuler (Xaki et al., 1982 ; Oka et 
al., 2000). De plus, ces produits sont relativement chers, et si les productions industrielles 
préfèrent les utiliser plutôt que d’employer d’autres techniques de lutte, pour les productions 
de type traditionnel cela est impossible. En effet, l’emploi de ces produits fait intervenir une 
formation nécessaire du personnel. De plus le coût élevé entraîne un rapport délicat entre les 
gains qu’ils apportent et leur prix.
IV-2. Méthodes alternatives de lutte
Du fait de l’efficacité de la lutte chimique, les autres moyens de lutte contre les 
nématodes ont été pendant longtemps négligés (Gowen & Quénéhervé, 1990). Mais leur 
intérêt pour une gestion intégrée des nématodes est apparu récemment (Gowen & 
Quénéhervé, 1990). Ces moyens de lutte peuvent être distingués chronologiquement en deux 
étapes, la première ayant lieu avant la plantation, et la seconde en cours de culture (Sarah,
1999).
IV-2.1. Avant la plantation
Avant plantation, il est en effet possible de réaliser un assainissement des sols et du 
matériel végétal. Cette action, préventive, met en œuvre différents moyens dont la jachère, la 
rotation culturale, l’inondation et la solarisation des sols.
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La jachère nue est une méthode efficace pour assainir les sols des espèces de nématode 
fortement dépendantes de leurs hôtes (Sarah, 1995). Ainsi, Sarah et al. (1983) ont montré 
qu’une année de jachère nue amenait R. similis à un niveau indécelable à l’analyse. 
Néanmoins, cette technique n’est peu utilisée du fait des risques d’érosion et de la baisse de 
fertilité des sols. En outre, elle ne peut être envisagée que dans de grande production de type 
industriel à cause des importantes surfaces nécessaires pour la réaliser.
Les rotations culturales peuvent permettre un bon assainissement des sols bien qu’elles 
présentent des risques d’échappement ou de substitutions d’espèces (Sarah, 1995). Cependant, 
Ternisien & Melin (1989) ont montré que certaines graminées (en particulier le Sorgho) 
présentant un intérêt économique (forts rendements et possibilités d’exportation), permettent 
d’améliorer la fertilité et d’assurer une bonne capacité d’assainissement. De plus, l’efficacité 
de la rotation culturale peut être accrue en utilisant des plantes antagonistes ayant une “action 
toxique” envers les nématodes (Sarah, 1995). Ce type de rotation est qualifié d’actif par 
contraste avec les rotations utilisant simplement des plantes non-hôtes (Rodriguez-Kabana, 
1992).
L ’inondation et la solarisation sont deux méthodes permettant un très bon 
assainissement des sols. L’inondation consiste doit être maintenue pendant plusieurs 6-7 
semaines (Sarah et al., 1983). Les raisons de l’efficacité de cette méthode réside en l’asphyxie 
et l’inanition des nématodes (Sarah et al., 1983) même s’il semble que l’intoxication des 
nématodes par des composés produits par des bactéries sulfato-réductrices est envisageable 
(Fortuner & Jacq, 1976). Néanmoins, cette technique nécessite des champs plats ou à très 
faibles pentes et qui doivent être en outre proche d’une source d’eau importante. De plus, 
l’énergie et le matériel nécessaires pour pomper l’eau représente une source de pollution un 
coût important. La solarisation est une technique qui utilise réchauffement du sol par le soleil 
pour assainir les sols (Katan, 1981). Elle consiste à recouvrir le sol humidifié d ’une bâche 
plastique transparente. La chaleur humide générée grâce au soleil permet de tuer les 
nématodes. Néanmoins, cette technique n’est efficace que sur de faibles profondeurs (20-30 
cm) et n’est donc pas très intéressante pour le bananier qui développe une partie de son 
système racinaire au-delà de cette profondeur (Price, 1994 ; Sarah, 1995). En outre, les 
nématodes tels que R. similis peuvent réaliser des déplacements importants dans les sols. 
Enfin, le coût de cette technique est important et sa gestion difficile à entreprendre. Ainsi, la 
solarisation ne n’est que peu utilisée du fait de ses contraintes aussi bien économiques que 
pratiques (Sarah, 1995 ; Sarah, 2000).
Avoir un matériel végétal sain est une priorité pour la lutte contre les nématodes. Pour 
exemple, la dissémination de R. similis est principalement due à l’implantation de rejets 
infectés. Ainsi, différents moyens sont mis en place dont la thermothérapie, l’utilisation de 
bananiers issus de la micropropagation végétative in vitro et le développement somaclones 
résistants par le criblage des résistances naturelles et par l’ingénieurerie génétique.
La thermothérapie consiste à tremper le rejet ou le semenceau dans une eau maintenue à 
50-55°C pendant un laps de temps dépendant de la taille et du diamètre des rejets et des 
semenceaux (Blake, 1961 ; Stover, 1972 ; Gowen & Quénéhervé, 1990). Cette technique 
malgré sa simplicité nécessite une grande vigilance, car si l’eau n’est pas assez chaude, elle 
est inefficace ; et si l’eau est trop chaude, elle entraîne des dommages irrémédiables pour le 
matériel végétal (Sarah, 1989 ; Gowen & Quénéhervé, 1990 ; Sarah, 1995 ). Un parage 
(retrait des parties nécrosées) préalable des rejets peut être également envisagé si des nécroses 
sont visibles (Gowen & Quénéhervé, 1990). Néanmoins, il est possible que des tissus sains 
d’apparence puissent contenir des nématodes. De même, le parage ne permet pas d ’éliminer 
tous les nématodes présents.
La méthode la plus fiable pour obtenir un matériel végétal sain est l’utilisation de 
bananiers issus de la micropropagation végétative in vitro (Sarah, 2000). Ceux-ci sont
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d’ailleurs l’une des sources les plus importantes de matériel végétal dans de nombreuses 
productions (Swennen, pers. comm.) et comme le suggère Sarah (2000) devrait être l’unique 
source de matériel végétale autorisée dans les sols vierges de nématodes. Néanmoins, cette 
méthode nécessite de grandes qualités de gestion des fermes d’acclimatation (Sarah, 2000).
Enfin, une dernière méthode pour avoir un matériel sain et qui ne souffrira pas de la 
présence de nématodes est le développement somaclones résistants réalisé d’une part par le 
criblage des résistances naturelles présentes et d’autre part par l ’ingénieurerie génétique 
comme cela a été réalisé pour d’autres cultures (De Waele, 1996 ; Stoffelen, 2000). 
Néanmoins, et malgré de premiers résultats encourageant (Wehunt et al., 1978 ; Sarah et al., 
1992 ; Price, 1994), aucun somaclone n’a pu encore être utilisé (Swennen, pers. comm.).
IV-2.2. En cours de culture
La seconde étape de contrôle des nématodes a lieu au moment de la culture. En effet, 
suivant l’efficacité des méthodes préventives utilisées, les nématodes peuvent au bout d’un à 
trois ans causer, à nouveau, des dommages significatifs aux cultures (Sarah et al., 1983 ; 
Sarah, 1989 ; Mateille et al., 1992). Pour éviter les pertes les pseudo-troncs, ils peuvent être 
maintenus grâce à des étais (Sarah, 2000), mais si cette méthode est efficace pour empêcher la 
verse, elle est sans effet sur les autres dommages. Il est également conseillé d ’améliorer la 
fertilité des sols, ce qui permet aux bananiers d’augmenter leur tolérance face aux attaques des 
nématodes (Sarah, 1995). Cette amélioration consiste en différentes actions telles que le 
drainage, la fertilisation, l’incorporation de matière organique (Pinochet, 1986). La matière 
organique permet, outre le fait de fournir des nutriments, de participer au développement de la 
micro-flore et -faune des sols qui est constituée en autre d’antagonistes naturels des 
nématodes (Sarah, 2000). En outre, il semblerait que la matière organique puisse avoir une 
action directe sur les nématodes lors de sa dégradation (Sarah, 2000). En effet, des composés 
toxiques peuvent être produits ou libérés. Par exemple, Spiegel et al. (1989), Rodriguez- 
Kabana et al. (1987) et Mian et al. (1982) ont noté l’effet nématicide de certains 
amendements organiques. De plus, des nématicides (huiles essentielles) ont été trouvé chez 
certaines plantes et peuvent être incorporées comme amendement lors de rotations (Oka et al.,
2000). Des amendement inorganique ont également une certaine efficacité contre les 
nématodes. Ainsi, celui ayant démontré le plus fort effet nématicide est l’ammonium (Walker, 
1971). Son application semble néanmoins problématique pour de petits fermiers, mais il 
pourrait certainement être utile pour dans le cas de grandes plantations. En outre, en sus de 
son pouvoir nématicide, l’ammoniac est un fongicide connu et les besoins en azote des 
bananiers sont importants (Lahav, 1995).
IV-3. La lutte biologique
Les nématodes ayant des ennemis naturels (champignons, bactéries, protozoaires, 
insectes, mites et nématodes prédateurs), leur possible utilisation, et leur développement 
semble envisageable (Stirling, 1991). Ainsi, de nombreuses études se sont révélés très 
intéressantes même si l’application pratique d’agents biologiques n ’a pas encore aboutit du 
fait de nombreuses contraintes (Delvaux et al., 1999 ; Sarah, 2000).
Ainsi, des essais ont montré que des champignons antagonistes des nématodes 
(Arthrobotrys, Dactyllela, Dactylaria et autres ‘nematode-trapping fungi’) pouvaient réduire 
les infestations de nématodes (Sarah, 2000). Néanmoins, ces champignons ne sont pas utilisés 
à cause des conditions particulières requises pour qu’ils soient efficaces, et pour les produire 
en grandes quantités (Cayrol et al., 1992 ; Davide, 1994).
D’autres champignons ont la particularité de produire des toxines nématicides. Celles-ci
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ont donné lieu à de nombreuses études dont la plus significative est celle de Ciancio (1995) 
qui conclut que l’utilisation de mycotoxines, comme nématicide naturel, ne peux pas être 
recommandée à cause de difficultés techniques diverses, du coût de production et de la 
possible rapidité de leur disparition dans les sols.
Des bactéries ont également été testées et certaines ont montré une activité nématicides, 
inhibante ou parasitiques (Oka et al., 1993 ; Aalten et al., 1998 ; Grewal et al., 1999 ; Oka et 
al., 2000) mais leur utilisation n’est pas pour l’instant développée malgré des résultats 
encourageants (Oka et al., 2000) et du fait de la relation hautement spécifique entre la souche 
de bactérie, l’espèce de nématode et le biotype (Sayre et al., 1991 ; Cayrol et al., 1993).
Les mycorhizes se sont révélées avoir un effet “bénéfique” sur de nombreuses plantes 
soumises à différentes espèces de nématodes (Hussey & Roncadori, 1982 ; Smith, 1987). 
Ainsi, un certain nombre d’études sur les bananiers, dont celles d’Umesh et al. (1988), 
Pinochet et al. (1996) et de Jaizme-Vega et al. (1997) tendent à prouver que les champignons 
mycorhiziens à vésicules et arbuscules (MVA) peuvent jouer un rôle dans le contrôle des 
nématodes. L’utilisation de champignons mycorhiziens dans le cadre d ’une lutte intégrée 
contre les nématodes phytoparasites est envisagée (Delvaux et al., 1999) et semble 
prometteuse du fait de leur possible production de masse (Declerck et al., 1996 a, b).
V- Les mycorhizes
Les deux plus importantes classes de champignons mycorhiziens (Harley & Smith, 
1983) sont les ecto- et les endo- à vésicules et arbuscules. Les champignons mycorhiziens à 
vésicules et arbuscules (MVA) ont particulièrement retenu l’attention des chercheurs du fait 
de leur capacité à augmenter la croissance des plantes hôtes, leur large gamme d’hôte et leurs 
interactions avec d’autres organismes bénéfiques présents dans les sols (Schlicht, 1889 ; 
Janse, 1896, 1897 ; Jones, 1924 ; Peyronel, 1924).
Les mycorhizes sont la symbiose la plus courante et la plus répandue dans le règne 
végétal. En effet, il est considéré que 80% des espèces sont mycorhizées naturellement, et la 
mycorhization semble être non-spécifique dans la plupart des cas (Gerdeman, 1968). 
L’importance des associations mycorhiziennes pour l’agriculture a été largement reconnue 
(Bethlenfalvay & Linderman, 1992 ; Strullu, 1991). En effet, les effets bénéfiques sur la 
nutrition minérale et hydrique des plantes mycorhizées ont été depuis longtemps démontrés 
(Bethlenfalvay & Linderman, 1992). En outre, les mycorhizes procurent aux plantes une 
protection contre de nombreux stress biotiques et abiotiques (Hussey & Rancadori, 1982 ; 
Sylvia, 1989 ; Kothari et al., 1990 ; Charest et al., 1993). Un autre intérêt des mycorhizes est 
de pouvoir réduire les pertes de plantes micro-propagée, de leur assurer un développement 
normal et de réduire leur phase d ’acclimatation (Nemec, 1986 ; Jaizme-Vega et al., 1997). En 
outre la mycorhization lors de la micropropagation semble permettre d’augmenter les 
résistances naturelles des plantes vis-à-vis des nématodes et d’autres agents pathogènes 
(Jaizme-Vega, 1999). Ainsi, Gianinazzi et al. (1990) et Lovato et al. (1995, 1996) ont 
envisagé une inoculation mycorhizienne systématique des plantes micropropagées et ce le 
plus tôt possible dans la procédure de micropropagation. Cette inoculation peut avoir lieu à 
chaque étape du développement des plantes micropropagées (3 d’après Vestberge & Estaun,
1994). Mais s’il est possible de la réaliser in vitro (première étape de micropropagation) 
comme l’ont démontré Axon-Aguilar & Barea (1995), elle semble plus facile à mettre en 
place et plus prometteuse lors du transfert des plants dans un substrat stérile au moment de 
l’une ou de l’autre des deux étapes d’acclimatation (Ravolanirina et al. 1989 ; Schubert et al., 
1990 ; Vestberge & Estaun, 1994)
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VI- Hypothèses sur les mécanismes d’interaction entre mycorhizes à vésicules et 
arbuscules et nématodes endoparasites migrateurs
La façon dont les champignons MVA et les nématodes interagissent n’est pas claire 
(Stirling, 1991). Les hypothèses formulées jusqu’à présent vont dans le sens d’une plus 
grande tolérance des plantes vis-à-vis des nématodes grâce à une meilleure nutrition hydrique 
et minérale (Hussey & Roncadori, 1982 ; Umesh, et al., 1988 ; Smith, 1987). D ’autres 
hypothèses s’orientent vers le fait que les mycorhizes pourraient avoir un effet sur la 
reproduction des nématodes ou leur développement (Smith, 1987 ; Pinochet et al., 1997). 
Hussey & Roncadori (1982) ont suggéré que les mycorhizes et les nématodes pourraient 
entrer en compétition trophique ou pour l’espace ou encore, que la mycorhization entraînerait 
des changements physiologique qui rendraient les racines une source de nourriture non- 
favorable. Il est également probable que l’accroissement du nombre de racines provoqué par 
la mycorhization puisse permettre à la plante de tolérer plus facilement les attaques de 
nématodes (Berta et al., 1990 ; Garcia Perez & Jaizme-Vega, 1997). Ces hypothèses se 
concentrent donc sur les interactions se déroulant à l’intérieur des racines. Néanmoins, il a été 
aussi supposé que la mycorhization pourrait réduire l’attraction des nématodes par des 
changements dans l’exsudation des racines ou l’émission de substances nématicides (Hussey 
& Roncadori, 1982 ; Smith, 1987). A notre connaissance, il n ’a pas été proposé d’hypothèses 
concernant un effet sur la pénétration des nématodes dans les racines.
Matériel et Méthodes
I. Le matériel biologique.
1-1. Le matériel végétal
Les bananiers utilisés sont issus de la micropropagation végétative in vitro. Fournis par 
la société Vitropic®, ils sont indemnes de toute infection par des nématodes ou autres agents 
pathogènes. Le cultivar choisi, Poyo cv. 902, est sensible aux nématodes du genre 
Radopholus (Blavignac, 1989 ; Sabatini, 1991 ; Sarah et al., 1992). Ce cultivar appartient à 
une variété triploïde acuminata {Musa spp. (AAA)), du sous-groupe Cavendish.
A la livraison, les bananiers (100 unités) se trouvent dans une boîte (16x16x6cm) 
contenant 100ml de milieu de croissance (MS rooting, Murashige et Skoog, 1962). Au 
moment du sevrage, la taille moyenne des plants est de 6cm, et leur poids varie entre 0,5 et 
2g. Les bananiers trop chétifs (taille inférieure à 4cm) sont éliminés.
1-2. Les souches de champignons mycorhiziens
La première souche, Glomus proliferum, provient du laboratoire de microbiologie 
(MBLA) de l’Université Catholique de Louvain-la-Neuve (Belgique). La seconde souche est 
également une glomale {Glomus sp.) fournie par la société Biorize®. Ces deux souches ont été 
obtenues par le prélèvement d’une spore et multipliées sur milieu gélosé stérile en présence de 
racines transformées de carotte (RiT-DNA transformed carrot root) suivant la méthode 
développée par Declerck et al. (1996a).
1-3. Les nématodes
Les populations de Radopholus similis utilisés (Cobb, 1893) Thorne 1949 sont 
originaires d’Ouganda (UGA) et de Côte d’Ivoire (CIV). Elles possèdent une forte 
aggressivité (Fallas et al., 1995 ; Hahn et al., 1995).
Ces populations ont été maintenues monoxéniquement après stérilisation de surface 
(HgCh et sulfate de streptomycine) sur des rondelles de carotte d ’après une technique 
développée par O’Bannon & Taylor (1968).
Le dispositif de culture consiste en des rondelles de carotte placées en colonne 
transversalement à mi-hauteur dans un flacon contenant 5ml d’un milieu gélosé (1% d’agar) 
maintenus en conditions stériles où l’on place quelques centaines de nématodes. Le milieu 
permet de maintenir une hygrométrie relativement forte, et les rondelles de carotte sont 
placées de telle sorte qu’elles ne soient pas en contact avec le milieu afin d’éviter le 
pourrissement.
Quatre à cinq semaines après la mise en culture, les nématodes sont récupérés sur les 
parois des flacons par rinçage avec de l’eau stérile. Il est également possible de récupérer les 
nématodes en utilisant une technique de macération-flottaison inspirée des travaux de Coolen 
et D’Herbe (1972) et de Hooper (1990). Le volume de la suspension recueilli est calibré en 
fonction de la concentration d’inoculum désiré (seuls les nématodes vivants sont 
comptabilisés). La détermination du nombre de nématodes est réalisée par trois comptages 
successifs après chaque dilution ou concentration sous microscope (x40). L’inoculum est 
constitué par tous les stades juvéniles (15%), les mâles (10%) et les femelles (75%). Cette 
inoculum sert à réaliser les repiquages sur d’autres flacons et pour les inoculations des essais 
mis en place.
Il
Tableau 2. Dispositif expérimental mis en place pour étudier l ’effet de la 
mycorhization sur les deux premiers stades d ’interaction. UGA et CIV correspondent 
aux populations de Radopholus similis provenant d’Ouganda et de Côte d’ivoire, 
respectivement..
Essai
Souche de champignon 
rryaxhizien
Durée entre la 
PopUation de nématodes rrycorizieme et l'utilisation 
des racines
Type de comparaison
Durée de 
r interaction (en 
heures)
Glomus „
„  Qomus sp. proliferum UGA a v 1 mois 2 mois M/c/Tem
M ytf0et
TenY0
12 24 48
1 * X X X X X X
2 X X X X X X X
3 X X X X X X
1 La croix signifie ce qui a été réalisé.
n-1. Dispositif expérimental mis en place
Le dispositif expérimental est détaillé dans le tableau 2.
II-2. Procédure expérimentale
Cette procédure expérimentale est inspirée des travaux de Kaplan & Davis (1991).
II-2.1. Transfert des bananiers pour la première phase d ’acclimatation
Au moment du transfert des conditions in vitro à la première phase d’acclimatation 
(Vestberge & Estaun, 1994), la taille moyenne des bananiers est de 6cm, et leur poids varie 
entre 0,5 et 2g. Les bananiers trop chétifs (taille inférieure à 4cm) sont éliminés.
Les bananiers sont plantés dans des pots dits “muguets” (215ml, 7cm de diamètre au 
col, et 10cm de haut) dans le substrat d’acclimatation mycorhizé ou non-mycorhizé. Avant de 
planter les bananiers, les racines sont coupées au niveau du corme et les premières feuilles 
sont éliminées. Une fois plantés (base du corme à environ 1cm de profondeur), les bananiers 
sont arrosés avec de l’eau distillée jusqu’à percolation. Les bananiers sont ensuite placés sous 
des mini-serres plastiques pendant 5 à 7 jours et brumisés tous les jours (afin de maintenir une 
forte hygrométrie). Les arrosages ultérieurs sont effectués suivant les besoins.
Un mois après cette première phase d’acclimatation en pots, des bananiers et leur 
substrat sont transférés dans des tubes plastiques (21, 8cm de diamètre, 40cm de haut) 
contenant le même substrat d’acclimatation. Après le transfert, l’arrosage est effectué jusqu’à 
percolation. Les arrosages suivants sont réalisés au goutte à goutte 8 heures par jour pendant 
la phase d ’éclairage (environ 150ml par jour et par tube).
Pendant les deux phases d’acclimatation les bananiers sont placés dans une chambre de 
culture climatisée ayant les caractéristiques suivantes : température, 25°C±1°C ; humidité 
relative, 75%±5% ; photopériode, 12/12h et luminosité, 6000 lux à 0.6m de l’éclairage (néons 
reproduisant le spectre du soleil).
n-2.2. Mycorhization des bananiers
La mycorhization des bananiers est réalisée au moment du transfert dans les pots 
muguets. La technique de mycorhization consiste à mélanger l’inoculum mycorhizien (racines 
mycorhizées et spores) avec le substrat d’acclimatation (7/8 de terreau et 1/8 de sable de 
Biot). Le contrôle des inoculum a donné pour Glomus proliferum et Glomus sp. un HC%= 
100% {cf. 111-2.2. Estimation de la colonisation mycorhiziennè).
II-2.3. Sélection des racines
Au bout de 1 mois pour les bananiers en pot, ou de deux pour les bananiers en tube, les 
racines primaires sont prélevées puis nettoyées à l’aide d’un jet d ’eau à faible pression afin 
d’éliminer toutes les particules pouvant adhérer aux racines. Elles sont alors coupées à 7cm 
derrière la coiffe. Les racines sélectionnées sont donc excisées et possèdent toutes un 
méristème apical.
II- D ispositif  et procédures expérimentales
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Les racines testées (Myc et Tem) sont placées dans des boîtes de Pétri (9 cm de 
diamètre) de part et d’autre du diamètre pour les comparaisons directes (Myc/Tem) ou 
seulement une est placées dans le cas des comparaisons indirectes (M yc/0 ou Tem/0). Pour 
les comparaisons directes les méristèmes ont la même orientation. L ’inoculum des nématodes 
se fait sur le diamètre de la boîte.
Les racines sont placées sur un lit de 30g de sable de Fontainebleau (granulométrie 230- 
310pm) à une distance de 0.5cm du diamètre. Ensuite, 15ml d’eau distillée sont ajoutés par 
boîtes. Du sable de Fontainebleau est ajouté (30g) pour recouvrir les racines. Les boîtes de 
Pétri sont alors placées dans une étuve (27°C ± 0.5°C) pendant 24h à l’obscurité sans leurs 
couvercles.
Après 24h dans l’étuve, un sillon est tracé à lemplacement du diamètre de la boîte avec 
une spatule (3mm de large) jusqu’au fond des boîtes. On dépose alors dans le lit de ce 
compartiment une fine couche de sable de Fontainbleau (2.5g).
II-2.5. Inoculation des nématodes
L’inoculum, constitué de 200 R. similis (UGA ou CIV), est réparti dans le sillon de 
façon homogène avec une pipette de verre.
Les boîtes inoculées sont alors refermées et placées dans l’étuve.
II-2.6. Durée d’interaction
Les durées d’interaction sont de 12, 24 ou 48h suivant les essais.
III- Préparation des racines pour les observations microscopiques
III-l.Technique utilisée pour la coloration des nématodes et des structures 
mycorhiziennes
La technique utilisée est inspirée des travaux de Baker & Gowen (1996). Elle comprend 
deux phases : une d’éclaircissage et une de coloration.
La phase d’éclaircissage débute par un bain dans une solution de KOH portée à 90°C 
pendant une heure. Les racines sont ensuite rincées avec de l’eau du robinet et plongées dans 
une solution de HC1 à 1% pendant dix minutes.
Les racines ainsi éclaircies sont alors placées dans une solution de fuchsine acide à 
0.1% ('/2 d ’acide lactique, % de glycérol et % d’eau distillée) pendant une heure à 90°C.
Suite à la coloration, les racines sont rincées à l’eau du robinet puis placées dans du 
lactoglycérol. Le lactoglycérol sert de solution de conservation jusqu’au montage des racines 
sur lames.
III-2. Préparation des lames pour réaliser le dénombrement des nématodes et 
l’estimation de la colonisation mycorhizienne
Les racines sont déposées sur des lames circulaires de 9cm de diamètre comportant des 
graduations tous 2.5cm. Ces lames ont été spécialement préparées pour pouvoir réaliser la 
méthode de “Gridline intersect” décrite par Giovannetti et Mosse (1980) et revue Brundrett et 
al. (1994) pour estimer la colonisation mycorhizienne.
II-2.4. Organisation des racines dans les boîtes de Pétri
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Une fois étalées entre lames et lamelles, les racines primaires sont divisées en 
segments. Le premier (1, comprend la coiffe) mesure 1.5cm, le deuxième (2) et le troisième 
(3) 2cm, et le quatrième (4, comprend la coupure) mesure 1.5cm.
m -2 .1 . Détermination du nombre de nématode
Pour chacun des segments de la racine primaire les nématodes présents sont dénombrés. 
Les nématodes se trouvant à l’extérieur des racines (à cause de l’écrasement des racines) ne 
sont pas comptés. Les œufs ne sont pas dénombrés.
m-2.2. Estimation de la colonisation mycorhizienne
L’estimation de la colonisation mycorhizienne est réaliser d’après une méthode décrite 
par Giovanetti et Mosse (1980) et revue par Brundrett et al. (1994). Celle-ci consiste en la 
détermination de la colonisation hyphale (HC%). Son principe repose sur l’observation des 
racines sur une lame circulaire (9cm de diamètre) quadrillée tous les 2.5cm. A chaque 
intersection entre une racine et le quadrillage, on relève la présence d ’hyphes intraracinaires.
IU- Analyses statistiques
Les résultats sont analysés par le test non-paramétrique de Kruskal-Wallis pour .P<0.05 
avec le logiciel STATISTICA®. Avant analyse, le nombre de nématodes dans les racines est 
ramené à la longueur des compartiments ou ils ont été dénombrés. Pour l’ensemble de la 
racine primaire, le nombre de nématodes est ramené à la longueur de celle-ci, soit 7cm.
Les droites de corrélations, et la détermination de r2,entre le nombre de nématodes par 
centimètre de racines pour chaque compartiment et la colonisation mycorhizienne de chacun 
d’eux ont été réalisées avec STATISTICA®.
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Tableau 3. Effets des traitements (mycorhization et durées d’interaction) sur le 
nombre de Radopholus similis (UGA) dans les racines primaires excisées, 
mycorhizées (Myc) ou témoins (Tem), issus des pots de l’essai 1 (1 mois après 
l’inoculation de Glomus proliferum) après 24 et 48 d’interaction. Les racines sont 
placées en boîtes de Pétri en comparaison directe (Myc/Tem) ou en étude séparée 
(Myc /0  ou Tem10).
Durée 
d'interaction 
(en heures)
Type de Type de Racine primaire
comparaison racine
1 2 3 4 Ensemble
Myc 3,501 (ab)2 1.63 (b) 1.00 (a) 3.67 (ab) 2.29 (ab)
Myc/Tem
Tem 3.00 (ab) 0.13(b) 0.00 (a) 1.00(b) 0.89 (ab)
24
Myc/ 0 Myc 1.33 (ab) 0.50 (b) 1.38(a) 2.67 (ab) 1.39 (ab)
TerrV /3 Tem 0.53 (b) 0.60 (b) 0.40 (a) 1.47(b) 0.11 (c)
Myc 2.93 (ab) 0.80 (b) 0.00 (a) 3.73 (ab) 1.66 (ab)
Myc/Tem
Tem 3.07 (ab) 2.8 (ab) 1.60 (a) 1.73 (b) 2.29 (ab)
48
Myc/ 0 Myc 6.67 (a) 5.20 (b) 2.50 (a) 9.20 (a) 5.60 (a)
Tem/ 0 Tem 5.07 (ab) 0.90 (b) 1.40 (a) 6.00 (ab) 3.03(b)
1 Les moyennes sont exprimées en nématodes par centimètre de racine.
2 Les moyennes dans la même colonne, pour chaque étude, suivies par la même lettre 
ne diffèrent pas d ’après le test de Kruskal-Wallis (p < 0.05).
Résultats
I- Effet de la mycorhization et de la durée d ’interaction sur la pénétration 
1-1. Effet de la mycorhization
Les résultats sur l’effet de la mycorhization sont présentés dans les tableaux 3, 6 et 9. 
Pour l’essai 1 aucune différence significative n’a été trouvée entre Myc et Tem après 24h ou 
48h d’interaction pour l’ensemble des observations réalisées. Pour l’essai 2, le nombre de 
nématodes est significativement plus grand pour l’ensemble de la racine primaire 12h après 
l’inoculation de R. similis. Néanmoins, les autres observations après la même durée 
d’interaction montrent qu’il n’y a pas des différences significatives entre les racines 
mycorhizées et les racines témoins dans les différentes parties de la racine primaire. Après 
24h d’interaction aucune différence significative entre les racines Myc et Tem n’a été obtenue 
pour l’ensemble des observations. Par contre, après 48h d’interaction le nombre de nématodes 
est significativement plus grand dans la partie 4 des racines mycorhizées. Pour l’essai 3, 
aucune différence significative entre les racines Myc et Tem n’a été observée pour les deux 
durées d’interaction.
Pour les racines de l’essai 1 des systèmes M yc/0  et Tem /0, le nombre de nématodes 
est plus grand pour l’ensemble des racines mycorhizées. Par contre, aucune différence 
significative n’a été relevée par analyse statistique pour les différentes parties prises 
séparément.
1-2. Effet de la durée d ’interaction
Las durée d’interaction ne semble pas influencer la pénétration des nématodes. En effet, 
si l’on prend l’exemple de l’essai 1 et 3 (Tableaux 3 et 9), il n ’y a aucune différence 
significative entre les deux durées d’interaction observées. Les seules différences 
significatives ont été obtenues pour l’essai 2 (Tableau 6). En effet, pour les racines Myc 12h 
le nombre de nématodes est significativement plus important que pour les racines Myc à 24 et 
48h pour l’ensemble des racines primaires. Pour la partie 4 des racines primaires, il n’y a pas 
de différence entre les racines Myc à 12 et 48h, par contre pour les racines après 24h 
d’interaction le nombre de nématodes est significativement plus grand.
II- Effet de topographie de la racine primaire sur la pénétration
Pour ce qui est de la répartition de la pénétration le long des racines (Tableaux 4, 7 et 
10), les résultats sont variables et aucune tendance remarquable n’a été observée que ce soit 
pour les racines mycorhizées ou témoins ou du fait de la durée d’interaction. Ainsi pour 
l’essai 1 (Tableau 4), des différences significatives de la répartition des nématodes le long des 
racines primaires ont été observées. Pour le système Myc/Tem, une différence significative a 
été trouvée pour les racines Tem à 24h où le nombre de nématodes de la partie 1 est 
significativement plus important que dans les parties 2 et 3. Par contre il n’y a pas de 
différence significative entre le nombre de nématodes dans la partie 1 et 4. Pour le système 
M yc/0  et Tem/0 ,  des différences de pénétration le long des racines primaires ont été 
observées après 48h d’interaction. Ainsi, pour les racines Myc et Tem, la pénétration est 
significativement plus important dans la partie 4 que dans les parties 2 et 3.
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Tableau 4. Localisation de Radophlolus similis (UGA) dans les racines primaires 
excisées de l’essai 1, 24 et 48 heures après l’inoculation de 200 R. similis. Les racines 
sont placées en boîtes de Pétri en comparaison directe (Myc/Tem) ou en étude 
indirecte (M yc/0)
Durée 
dinteradion 
(en heures)
Type de Type de
Racine primaire
comparaison racine
1 2 3 4
24
Myc/Tem
Myc
Tem
3,501 (a)2 
3.00 (a)
1.63(a) 
0.13 (b)
1.00(a) 
0.00 (b)
3.67 (a) 
1.00 (ab)
Myc/0 Myc 1.33(a) 0.50(a) 1.38(a) 267(a)
TerrVi? Tem 0.53(a) 0.60(a) 0.40(a) 1.47(a)
48
Myc/Tem
Myc
Tem
293(a)
3.07(a)
0.80 (a) 
28(a)
0.00(a)
1.60(a)
3.73(a)
1.73(a)
Myc/0 Myc 6.67 (ab) 5.20 (bc) 250(c) 9.20(a)
Tem/0 Tem 5.07 (ab) 0.90 (a) 1.40(a) 6.00 (a)
1 Les moyennes sont exprimées en nématodes par centimètre de racine.
2 Les moyennes sur la même ligne suivies par la même lettre ne diffèrent pas d’après 
le test de Kruskal-Wallis (p < 0.05).
III-1. Différences de colonisation entre les différents essais
La colonisation mycorhizienne des racines après 1 mois (Tableau 5 et 8) entre les 
racines de l’essai 1 et celle de l’essai 2 est significative à P<0.05 pour toutes les parties des 
racines primaires. Pour les racines mycorhizées de l’essai 3 la colonisation s’est révélée nulle 
pour toutes les parties des racines primaires (résultats non-présentés).
III-2. Différences de colonisation entre les différentes parties des racines primaires
Il n ’y a pas de différence significative entre la colonisation des différentes parties des 
racines primaires. On note donc une homogénéité de la colonisation dans tous les cas.
IV- Corrélation entre colonisation mycorhizienne et pénétration des nématodes dans
les différentes parties des racines primaires et secondaires
Les droites de corrélation entre la colonisation mycorhizienne et la pénétration des 
nématodes dans les différentes parties des racines primaires des essais 1 et 2 sont présentées 
sur les figures 2 et 3. Ces droites n’ont pas été réalisées pour l’essai 3 du fait de l’absence de 
colonisation mycorhizienne. Les r2 obtenus étant extrêmement faibles (0.0012 et 0.1058 pour 
l’essai 1 et 2 respectivement), on note qu’il n’y a pas de corrélation entre le nombre de 
nématodes dans les différentes parties des racines primaires et la colonisation mycorhizienne 
dans celles-ci.
HI- Colonisation des racines m ycorhizées
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Tableau 5. Estimation de HC% (Hyphal Colonization %) un mois après l’inoculation de 
Glomus proliferum, pour les racines primaires excisées mycorhizées de l’essai 1 et pour les 
deux durées d’interaction (24 et 48h).
Durée 
d'interaction 
(en heures)
Type de
Racine primaire
com paraison
1 2 3 4
Myc/Tem 9 .82  1 12.50 24.78 0.00
24
Myc/ÿi 0 .00 15.38 11.76 20.00
Myc/Tem 0.80 7.73 12.22 3.80
48
M yc/o 3 .33 13.04 27 .45 23.53
M oyenne 1.03 12.16 19.05 11.83
1 Les résultats sont la moyenne des répétitions.
Tableau 6. Effets des traitements (mycorhization et durées d ’interaction) sur le nombre de 
Radopholus similis (CIV) sur racines excisées mycorhizées (Myc) ou témoins (Tem), issus 
des pots de l’essai 2 (1 mois après l’inoculation de Glomus sp.). Les racines sont placées en 
boîtes de Pétri en comparaison directe (Myc/Tem).
Durée 
d'interaction 
(en heures)
Type de Racine primaire
racine
1 2 3 4 Ensemble
Myc 3.751 (a)2 9.38(a) 3.13(a) 12.58 (ab) 7.07 (a)
12
Tem 0.75(a) 1.94(a) 0.75 (a) 5.58(b) 2.13(b)
Myc 3.33(a) 0.94(a) 2.44 (a) 4.25(b) 2.59 (b)
24
Tem 5.33(a) 6.49(a) 6.05(a) 9.03(b) 3.75 (b)
Myc 0.17(a) 1.00(a) 1.44 (a) 16.08 (a) 4.18(b)
48
Tem 0.75 (a) 2.13(a) 1.88(a) 2.33(b) 1.66(b)
1 Les moyennes sont exprimées en nématodes par centimètre de racine.
2 Les moyennes dans la même colonne, pour chaque étude, suivies par la même lettre ne 
diffèrent pas d’après le test de Kruskal-Wallis (p < 0.05).
Discussion
I- Nombre de nématodes dans les racines
Le faible nombre de nématodes que nous avons comptés dans les racines mycorhizées et 
témoins. En effet, le nombre de nématodes pour l’ensemble de la racine primaire n’a jamais 
dépassé 50, soit V* de l’inoculum de départ seulement, et la moyenne se situe autour de 15. 
Pour expliquer cela différentes hypothèses peuvent être envisagées. La première est inhérente 
à la durée d’interaction et la distance que les nématodes ont dû parcourir. La conjugaison des 
deux facteurs a peut-être réduit les possibilités de pénétration. Néanmoins, Ascione (données 
non publiées) a dénombré en moyenne 40 nématodes par racine primaire dans un système 
proche sur des racines non-mycorhizées après 48h d’interaction avec la population 
ougandaise. De même Boisseau (1996) a enregistré des taux de pénétration variant de 30 à 
50% avec un système miniaturisé en pot après la même durée d’interaction. En outre, Fallas 
(1995) a montré que 48h après l’introduction de nématodes dans un tube vertical de 7cm 
contenant du sable de Fontainebleau, environ 50% des nématodes avaient pu se déplacer 
jusqu’au bas de ce tube et avait été récupérés vivants. Ces deux facteurs ne semblent donc pas 
pouvoir expliquer la faible pénétration des nématodes dans les racines.
Une autre hypothèse vient de la mobilité des nématodes dans le sable. En effet, si la 
granulométrie du sable est optimale pour le déplacement des nématodes (Jones, 1978 ; Fallas,
1995) le sable n’était peut-être pas assez humide. En effet, en laissant les boîtes de Pétri 
ouvertes pendant 24h avant l’inoculation, il est possible le sable est trop séché et que les 
tensions de surface se soient trop approchées du seuil de mobilité des nématodes (Jones, 
1978). La mobilité des nématodes étant ainsi diminuée, leur progression vers les racines a pu 
être fortement réduite. Cette hypothèse semble la plus probable, et pourrait être facilement 
vérifiée en inoculant des nématodes dans un sable saturé en eau. Pourtant le problème d’une 
telle procédure vient de la moindre précision de l’inoculation du fait de possibles mouvements 
des nématodes par simple déplacement de l’eau. C’est d ’ailleurs pour cette raison que nous 
avions pris parti de réaliser nos essais avec du sable non-saturé afin que la migration se fasse 
dans des conditions les plus contrôlées possibles tout en restant aussi proche possible des 
conditions naturelles.
II- Taux de colonisation mycorhizienne
On observe également un faible taux de colonisation mycorhizienne (HC%). Ceci est 
sans doute dû comme nous l’avions supposé au temps très court (1 et 2 mois) entre la date de 
mycorhization et l’utilisation des racines pour nos essais. Dupré de Boulois (1998) a mis en 
évidence que Glomus intraradices pénètre dans les racines A’Allium porrum après trois 
semaines de mise en présence dans des conditions similaires. Ainsi, pour nos essais utilisant 
des racines d’un mois, la mycorhization avait sans doute débutée que très récemment d’où 
une faible installation de la symbiose. D ’ailleurs, ceci est confirmé par nos observations qui 
n’ont pas relevé la présence d’arbuscules ou de vésicules.
Nous pouvons également supposer que les souches de champignons mycorhiziens que 
nous avons utilisé, et en particulier Glomus proliferum, ne sont pas apte à former des 
mycorhizes en des temps courts. En effet, même si Declerck (pers. comm.) a pu mycorhizer 
des bananiers avec cette souche, le taux de colonisation après un mois était faible et après 
deux mois celui-ci était nul dans le cas de nos essais. Glomus sp. semble pouvoir développer 
avec les racines de bananier une meilleur mycorhization, mais celle-ci est néanmoins 
inférieure à celle observée en inoculant Glomus intraradices. En effet, cette souche avait 
montré une capacité mycorhizienne importante après un mois de mise en présence. Nous
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Tableau 7. Localisation de Radophlolus similis (CIV) dans les racines primaires 
excisées de l’essai 2, 12, 24 et 48 heures après l’inoculation de 200 R. similis. Les 
racines sont placées en boîtes de Pétri en comparaison directe (Myc/Tem).
Durée 
d'interaction 
(en heures)
Type de
Racine primaire
racine
1 2 3 4
Myc 3,751 (a)2 9.38 (a) 3.13(a) 12.58 (a)
12
Tem 0.75 (a) 1.94(a) 0.75 (a) 5.58 (a)
Myc 3.33(a) 0.94 (a) 2.44 (a) 4.25(a)
24
Tem 5.33 (a) 6.49(a) 6.05 (a) 9.03 (a)
Myc 0.17(a) 1.00(a) 1.44(a) 16.08(b)
48
Tem 0.75 (a) 2.13(a) 1.88(a) 2.33 (a)
1 Les moyennes sont exprimées en nématodes par centimètre de racine.
2 Les moyennes sur la même ligne suivies par la même lettre ne diffèrent pas d ’après 
le test de Kruskal-Wallis (p < 0.05).
Tableau 8. Estimation de HC% (Hyphal Colonization %) un mois après l’inoculation 
de Glomus sp., pour les racines primaires excisées mycorhizées de l ’essai 2 et pour les 
trois durées d ’interaction (12, 24 et 48h).
Tem ps 
d'interaction ■ 
(en heures)
Racine primaire
1 2 3 4
12 4 3 ,2 9 1 83.28 78.11 75.54
24 56.43 74.54 88.84 86.67
48 20.00 57.25 70.46 71.25
Moyenne 25.48 71.69 79.14 77.82
1 Les résultats sont la moyenne des répétitions.
n’avons pas pu l’utiliser, comme cela avait été initialement prévu, à cause d’une 
contamination qui en a interdit l’emploi. Nous avons donc dû nous faire parvenir de nouvelles 
souches champignons MVA sans que des observations préalables aient pu être réalisées sur 
leur capacité mycorhizienne dans nos conditions d’expérimentation.
En outre, si la dépendance des bananiers vis-à-vis des champignons MVA à été 
démontré (Declerck et al., 1995), la mycorhization dépend de nombreux facteurs tels que 
l’architecture racinaire (Declerck et al., 1995) et la composition du substrat (Gianinazzi et al., 
1990 ; Calvet et al., 1992). Ainsi, Jaizme-Vega et al. (1997) ont estimé que le meilleur 
substrat pour le développement du cultivar Giant Nain et pour le développement de la 
mycorhizatrion (Glomus mossae) est un mélange à proportions égales de tourbe, de sol et de 
cendres volcaniques. Par conséquent, on peut supposer que le cultivar et/ou le substrat que 
nous avons utilisés ont également pu également réduire la mycorhization et en particulier pour 
G. proliferum. Le cultivar et le substrat qui avaient été choisi en début d’expérimentation 
avaient montré qu’ils donnaient une mycorhization optmimale avec G. intraradices.
EU- Effet de la mycorhization sur les stades précoces d’interaction
L ’absence d ’effet de la mycorhization et de la colonisation mycorhizienne sur le 
nombre de nématodes présents dans les racines après pénétration peut être expliquée par 
différentes hypothèses.
On pourrait en conclure qu’il n ’y a pas d’effet de la mycorhization sur les stades 
précoces d’interaction. Cela suppose donc que l’effet principal de la mycorhization 
interviendrait dans la racine et agirait sur la reproduction ou le développement des nématodes.
On peut également supposer qu’avec nos taux de pénétration des nématodes dans les 
racines et le faible taux de colonisation mycorhizienne il n’est pas possible de mettre en avant 
un possible effet. Ainsi, notre procédure expérimentale ne permettrait pas de mettre en 
évidence les effets de la mycorhization.
En outre, le choix des racines pourrait occulter les effets de la mycorhization. En effet, 
nous avons placé dans nos expériences en comparaison directe (Myc/Tem) des racines 
morphologiquement identiques. Or la mycorhization entraîne des changements dans 
l’architecture des racines (Berta et al., 1990 ; Jaizme-Vega et a l, 1994 ; Garcia Perez & 
Jaizme-Vega, 1997 ; Dupré de Boulois, 1998) qui se traduisent par une réduction de la 
longueur des racines secondaires mais une augmentation de leur nombre. Ainsi, en 
positionnant des racines morphologiquement similaires dans les essais en comparaison 
directe, nous avons pu éliminer cet effet de la mycorhization. Néanmoins, pour les études en 
comparaisons indirectes (M yc/0 et Tem/0), la morphologie des racines était variable et les 
racines étaient prélevées aléatoirement sur les bananiers, or les résultats obtenus sont 
similaires à ceux en comparaison directe. Néanmoins, ceci pourrait être expliqué par les 
observations de Jaizme-Vega et a l, 1994 et Garcia Perez & Jaizme-Vega, 1997 qui ont noté 
que les premières différences significatives, entre bananiers mycorhizés et témoins, 
apparaissent 40 jours après l’inoculation de bananiers issus de la micropropagation. Ne 
disposant que de données pour des comparaisons indirectes après un mois de mycorhization, 
nous ne pouvons pas exclure cette hypothèse.
Il est également possible d ’expliquer l’absence d’effet par le nettoyage des racines. En 
effet, la production d’hyphes extraracinaires (Tommerup, 1992), permet avec des 
microorganismes associés de renforcer l’adhérence de particules de sol autour des racines 
(Tisdall, 1991). Ainsi, une gaine de particules autour des racines mycorhizées se forme, et 
pourrait constituer une barrière physique que les nématodes ne pourraient franchir qu’avec 
difficulté. La distribution des nématodes dans chaque segment des racines mycorhizées et 
témoins étant la même, ceci pourrait impliquer que le nettoyage des racines a pu éliminer
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Tableau y. Jbiiets des traitements (mycorhization et aurees a  înieracuonj sur ie nomore ae 
Radopholus similis (UGA) sur racines primaires excisées mycorhizées (Myc) ou témoins (Tem), 
issus des tubes de l’essai 3 (2 mois après l’inoculation de Glomus proliferum). Les racines sont 
placées en boîtes de Pétri en comparaison directe (Myc/Tem).
Temps 
d'interaction 
(en heures)
Type de
Racine primaire
racine
1 2 3 4 Ensemble
Myc 1,081(a)2 2.06 (a) 0.50 (a) 1.00 (a) 1.18(a)
12
Tem 0.67 (a) 2.00 (a) 1.13(a) 0.33 (a) 0.66 (a)
Myc 0.75 (a) 2.13 (a) 1.06(a) 0.33 (a) 1.14(a)
24
Tem 0.58 (a) 1.81 (a) 1.50 (a) 0.08 (a) 1.09 (a)
1 Les moyennes sont exprimées en nématodes par centimètre de racine.
2 Les moyennes dans la même colonne, pour chaque étude, suivies par la même lettre ne 
diffèrent pas d’après le test de Kruskal-Wallis {p < 0.05).
Tableau 10. Localisation de Radophlolus similis (UGA) dans les racines primaires excisées de 
l’essai 3, 24 et 48 heures après l’inoculation de 200 R. similis. Les racines sont placées dans des 
boîtes de Pétri en comparaison directe (Myc/Tem).
Temps
Type de
Racine primaire
Cl If llv/l ü ü llU l 1
(en heures) radne 1 2 3 4
Myc 1.081 (a)2 2 .06  (a) 0.50 (a) 1.00 (a)
1 2
Tem 0.67 (a) 2.00  (a) 1 .13(a) 0.33 (a)
Myc 0.75 (a) 2 .1 3 (a ) 1.06 (a) 0 .33 (a)
24
Tem 0.58 (a) 1.81 (a) 1.50 (a) 0.08 (a)
1 Les moyennes sont exprimées en nématodes par centimètre de racine.
2 Les moyennes sur la même ligne suivies par la même lettre ne diffèrent pas d’après le test de 
Kruskal-Wallis (p < 0.05).
cette barrière et de ce fait aboutir à cette distribution homogène. Néanmoins, la pénétration 
des nématodes étant très faible, nous n’avons peut-être pas remarqué de pénétration 
préférentielle des nématodes dans la zone méristématique comme l’a fait Blake (1961, 1966) 
et Valette (1997) sur des racines non-mycorhizées de bananier. Ainsi, le fait que nous ayons 
une distribution homogène des nématodes n’impliquerait plus la suppression de cette barrière 
et de là, l’importance de cette barrière sur la pénétration des nématodes serait anecdotique car 
la présence d ’hyphes extraracinaires au niveau du méristème est très faible. En outre, les 
essais réalisés pour étudier l’effet de la mycorhization se sont déroulés dans des conditions où 
ces microorganismes ne pouvaient être présents (Jaizme-Vega, 1999). Ainsi, les effets de la 
mycorhization, que différents auteurs ont noté sur des populations de nématodes finales, ne 
semblent pas être dus à une possible barrière de particules autour des racines. De même, il a 
été montré que la mycorhization, en modifiant la rhizosphère, pourrait influencer la 
pénétration des nématodes par la présence de microorganismes antagonistes des nématodes 
comme c’est le cas pour d’autres agents pathogènes (Hashem, 1995 ; Liu, 1995). En effet, la 
mycorhization influence la présence de certains microorganimes en changeant la physiologie 
des racines, leur exsudation, mais aussi en fournissant à des bactéries un substrat physique et 
nutritif Mais, en ce plaçant les systèmes d’étude utilisés, comme le notre, ces 
microorganismes ne sont pas présents. D ’ailleurs, même en utilisant des racines prélevées 
dans un substrat naturel, on aurait éliminé ces microorganismes en nettoyant les racines.
Enfin, il est possible d’envisager que les stress subis par les racines au cours des 
différentes manipulations, comme l’excision, ont pu occulter les effets de la mycorhization. 
En effet, ces stress pourraient entraîner des réponses équivalentes entre les racines 
mycorhizées et témoins. Ainsi, les exsudats racinaires ont ainsi pu être modifiés ce qui a eu 
pour conséquence de masquer les modifications que la mycorhization a sur leur formulation. 
Les effets de la mycorhization sur les exsudats racinaires pouvant permettre de protéger les 
racines mycorhizées de la pénétration des nématodes (Hussey & Roncadori, 1982 ; Smith, 
1987) ne s’exprimant pas, cela a pu résulter en une pénétration équivalente entre les deux 
types de racines.
On notera également ici que les observations de Kaplan & Davis (1991) qui avaient 
remarqué que les nématodes se concentraient au niveau des coupures des racines excisées 
n’ont pas été vérifiées dans nos essais. Cela peut être expliqué par le fait que nous avons 
utilisé des racines de 7cm de long alors que dans leurs études ils avaient utilisé des racines de 
4mm et que l’inoculation des nématodes se faisait directement sur les racines. En effet, cette 
localisation des nématodes pourrait être expliquée par le fait qu’avec des racines de 4mm de 
long, les méristèmes sont très proches, donc les nématodes sont plus attirés par cette zone, et 
que la coupure pourrait représenter une zone favorable à la pénétration. D ’ailleurs seule la 
faible longueur des racines et la présence de la coupure pourrait expliquer cette localisation 
des nématodes par jeu d’échelle. Cela signifierait que la coupure serait une zone propice à la 
pénétration à cause de différents facteurs, mais qu’elle ne pourrait l’être que lorsque les 
nématodes sont en présence de racines de longueur réduite. L’effet d’une racine plus longue 
masquerait ainsi l’effet de la coupure.
A la vue de nos résultats et des hypothèses que nous avons posées pour les expliquer et 
commenter, des améliorations de notre procédure expérimentale peuvent être envisagées. La 
première d’entre elle est d’améliorer la pénétration des nématodes. Pour cela on peut 
rapprocher les racines de l’inoculum et/ou allonger la durée d ’interaction. Il est également 
envisageable d’ajouter de l’eau pour que la tension de surface soit maintenue à une valeur 
optimale pour le déplacement des nématodes. La deuxième concerne l’amélioration de la 
mycorhization. Celle-ci pourrait être réalisée en testant différentes souches de champignons
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différentes parties des racines mycorhizées de l’essai 1 après 24 et 48h d’interaction et 
la colonisation mycorhizienne. Les racines sont placées en comparaison 
directe(Myc/Tem) ou indirecte (M yc/0).
Nombre de ném atodes par centimètre dans chaque partie de la racine primaire
Figure 3. Droite de corrélation entre le nombre de nématodes ayant pénétré les 
différentes parties des racines mycorhizées de l ’essai 2 après 12, 24 et 48h 
d’interaction et la colonisation mycorhizienne. Les racines sont placées en 
comparaison directe (Myc/Tem).
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MVA en ne gardant que les plus performantes. On pourrait, en outre, utiliser à nouveau 
Glomus intraradices qui avait montré un potentiel mycorhizogéne intéressant ou encore 
préciser le potentiel de Glomus sp. sur différents substrats. Il serait également possible de 
réaliser la mycorhization lorsque les bananiers sont encore en condition in vitro comme l’a 
montré Axon-Aguilar & Barea (1995). On disposerait ainsi avant même le sevrage des 
bananiers dans le substrat d ’acclimatation de racines mycorhizées. La troisième serait de ne 
pas nettoyer les racines et de les transférer directement dans les boîtes de Pétri. Mais cela pose 
des problèmes de nettoyage lors de la coloration ou au moment du montage des lames. On 
peut également imaginer un système permettant d ’isoler des racines sur des bananiers en pots 
et de les inoculer avec des nématodes directement sur la longueur de la racines sans que celle- 
ci ne soit coupée ou nettoyée.
Afin de valider cette procédure expérimentale, de nouvelles études ont été initiées dans 
notre laboratoire. Ainsi, dans le cadre d’un stage, L. Voets a entrepris des essais en pots en 
inoculant, des bananiers mycorhizés ou non, avec différentes populations de R. similis. Ces 
études, si elles s’éloignent de conditions contrôlées, ont l’avantage de se rapprocher des 
conditions naturelles. Ainsi, elles devraient permettre soit de valider la procédure que nous 
avons élaborer, soit de réaliser des modifications ou encore de l’abandonner. Néanmoins, ces 
études, si elles reflètent plus fidèlement les conditions naturelles, possèdent de nombreuses 
contraintes qui sont liées à la réduction du contrôle que l’on peut avoir dessus. De ce fait, les 
résultats qu’elles offrent sont plus difficilement interprétables. En outre, dans le cas 
d’observations in situ, elles sont plus difficiles à gérer tant au niveau du temps d’observation 
que de la complexité des systèmes racinaires à étudier.
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Mise au point d’une procédure expérimentale in situ afin d’étudier les 
stades précoces d’interaction entre racines endomycorhizées et nématodes
phytoparasites
Résumé
L ’utilisation de souches de champignons mycorhiziens représente un moyen séduisant 
de lutte contre les nématodes parasites des bananiers. En effet, elles sont naturellement 
présentes en symbiose avec les racines (Iyer et al., 1988 ; Girija & Nair, 1988) et peuvent être 
inoculés lors de la micropropagation pour améliorer le développement des bananiers (Lin & 
Chang, 1987) et leur fournir une meilleure protection contre les agents pathogènes dont les 
nématodes (Jaizme-Vega, 1999).
Les études réalisées ju squ ’à présent ont montré que la mycorhization procure une 
protection contre les nématodes lors d ’interactions à long terme (Umesh et al., 1988 ; Jaizme- 
Vega et al., 1997 ; Pinochet et al., 1997 ; Jaizme-Vega & Pinochet, 1998). Le but de ces 
études était donc de déterminer la population finale de nématodes après que ceux-ci aient 
pénétré les racines et d ’étudier son effet sur la plante hôte. Ainsi, différentes hypothèses 
concernant le développement, la compétition et la reproduction des nématodes dans des 
racines mycorhizées ont été proposée (Hussey & Roncadori, 1982 ; Smith, 1987). D ’autres 
hypothèses ont été formulées concernant les stades plus précoces de l ’interaction par ces 
mêmes auteurs. C 'est à dire sur l ’attraction/répulsion, reconnaissance et sur la pénétration 
des nématodes dans les racines. Le seul résultat dont nous disposons sur ces interactions 
précoces indique que les mycorhizes ne semble pas influencer l ’attraction des nématodes 
(Sikora & Schonbeck, 1975). Ainsi, il était nécessaire de mieux cerner les mécanismes 
d ’interaction. Pour cela, nous nous sommes restreints aux stades précoces de l ’interaction.
Pour cela, nous avons mis en place une procédure expérimentale d ’observation in situ 
permettant de connaître la résultante de ces stades sur des racines mycorhizées et témoins. 
Cette procédure consiste à comparer le nombre de nématodes dans des racines mycorhizées 
(Myc) et témoins (Tem) après avoir inoculer des nématodes endoparasites migrateurs 
(Radopholus similis). Les racines sont placées dans des boîtes de Pétri en comparaison 
directe (Myc/Tem) ou indirecte (M yc/0  et Tem/0). Les racines sont excisées et nettoyées 
recouverte de sable de Fontainebleau humidifié. Les durées d ’interaction étaient soit de 12, 
24 ou 48h.
Les résultats que nous avons obtenus par cette méthode indique qu ’il n ’y  a pas d ’effet de la 
mycorhization, de la colonisation mycorhizienne et de la durée d ’interaction sur ces stades 
précoces de l ’interaction. Cela pourrait être dû à la faible pénétration des nématodes dans 
les racines (environ 8% de I ’inoculum de départ en moyenne), la faible colonisation 
mycorhizienne (faible aptitude à la formation de structure symbiotique pour nos exigences 
expérimentales) ou encore à d ’autres facteurs inhérents à notre procédure expérimentale. 
Tous ces phénomènes seront discutés en détail ainsi que les moyens d ’améliorer cette 
procédure.
